


























































of a tripartite  fusion  in which a protein of  interest  is  inserted  into a split antibiotic resistance 





prion  proteins  Sup35  and  Rnq1.  Furthermore, we  show  the  suitability  of  the  biosensor  for 
investigating  proteins  associated  with  neurodegenerative  dysfunction  diseases,  such  as  the 












dreiteiligen  Fusion,  bei  der  ein  interessierendes  Protein  in  ein  gespaltenes 
Antibiotikaresistenzprotein eingefügt wird. Dieser Ansatz stellt eine direkte Verbindung zwischen 
der  in  vivo‐Stabilität  und  der  Aggregationsanfälligkeit  des  eingefügten  Proteins  und  der 
Antibiotika‐Empfindlichkeit  der  Zelle  her.  Wir  zeigen  eine  lineare  Beziehung  zwischen  den 
thermodynamischen Stabilitäten von Varianten des Modells Faltungsprotein‐Immunitätsprotein 
7  (Im7)  und  dem  Level  der  Antibiotikaresistenz,  die  durch  dreigeteilte  Fusionen,  die  diese 
Varianten in Hefe enthalten, verliehen wird. Wir zeigen, dass das System auch zur Untersuchung 













































































































































Figure 3. NAT‐Im7 variant  fusions display an  Im7  stability‐dependent antibiotic  resistance 
readout in growth curve assays. 
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Figure  15.  Preexisting  prion  structures  were  not  indicated  in  yeast  cells  expressing  the 
tripartite fusions. 
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flexibility  and  function;  however,  trade‐offs were  apparently made  to  achieve  this,  as most 
proteins  are  only marginally  stable  and  barely  soluble when  expressed  under  physiological 
conditions.1–3 The conformation and expression level of each of the roughly 20,000 proteins in a 
human cell must be carefully regulated to maintain a balanced proteome.4 Protein homeostasis, 




























are  rarely available,  several  fusion‐based approaches  to  indirectly assess  in  vivo  stability and 
solubility  have  been  devised.15,17,18 Although  valuable  insights  have  been  gained  using  these 
previously  developed  yeast  protein  misfolding  reporters,  their  readouts  for  misfolding  are 
typically  indirect  and  commonly  involve  reporter‐specific  side  effects.  Limitations  include 
overexpression‐induced  cytotoxicity, which may  involve different mechanisms  than  the  long‐
term  toxicity  often  associated  with  neurodegenerative  diseases,  artifacts  resulting  from 
proteolysis  of  reporter  fusions,  and  qualitative  instead  of  quantitative  readouts  for  protein 
stability.19–23  
It  has  become  clear  that  strategies  relying  on  different  biosensor  principles  provide 
overlapping  but  nevertheless  different  and  incomplete  measures  for  protein  stability.  This 
indicates  that  no  single  sensor  can  perfectly  replicate  the  behavior  of  neurodegenerative‐
associated  proteins  in  the  cell.  The  inherent  limitations  of  existing  protein  folding  and 
aggregation  sensors continues  to drive  the development of new methods based on different 
underlying principles. In this thesis, I describe a complementary approach—the optimization of 
a new protein folding biosensor platform for use  in S. cerevisiae. By  linking protein stability  in 
vivo  to  antibiotic  resistance,  this  biosensor  allows  for  the  sensitive  assessment  of  protein 
misfolding and aggregation susceptibility in yeast. This biosensor advances the field by providing 
an appropriate platform  for  the high‐throughput  screening of  factors affecting  the  folding or 
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begins  co‐translationally  at  the  ribosome  when  the  amino  acids  of  the  newly  synthesized, 
unfolded N terminus of the polypeptide chain start interacting with each other while the rest of 
the protein  is  still being  synthesized. The  intramolecular and  intermolecular  interactions  that 




conformational  flexibility,  they are generally only marginally  stable.1,27 They are also  typically 
expressed at levels close to their intrinsic solubility limits.1,27 
1.2.1 Driving forces of protein folding  
The  physical  process  of  protein  folding  is  spontaneous  and  governed  by  intramolecular 
hydrophobic  interactions, hydrogen bonds, and van der Waals forces, which are countered by 
conformational enthalpy. The folding process also depends on the interaction with and impact 
of  surrounding  factors  such  as  binding  partners, macromolecular  crowding,  the  solvent,  salt 
concentration, pH, and  temperature.28 An additional major driving  force during  folding of an 
amphiphilic molecule in an aqueous environment is the hydrophobic effect.28 This phenomenon 
describes the tendency of non‐polar surfaces to  interact with each other  in order to minimize 






ensemble  of  conformations  cluster  into  well‐defined  thermodynamic  states  that  can  be 
hierarchically  arranged  to  form  an  energy  landscape.29  Increasing  formation  of  native 
intramolecular  contacts  guides  the  folding  path  in  an  energetically  downhill  fashion  on  the 
protein’s  energy  landscape.  Protein  folding  results  in  a  thermodynamically  stable,  native 
conformation  with  a  minimized  Gibbs  free  energy  (G).28,30  The  Gibbs  free  energy  is  a 
thermodynamic potential that describes the maximum amount of non‐expansion work that can 
be  released  through  the  reversible  transformation  from an  initial  to a  final  folding  state at a 
constant pressure and temperature. The process of protein folding must be thermodynamically 
favorable,  equaling  a  negative  change  in  Gibbs  free  energy  (ΔG),  in  order  to  proceed 
spontaneously. The change  in Gibbs free energy (ΔG)  is dependent on the change  in enthalpy 
(ΔH), which is the sum of the heat released or taken up through bond formation or breakage.28 
ΔG is also dependent on the change in entropy (ΔS), which is the change in the number of possible 
energy  distributions  (adoptable  conformations)  in  a  system  (disorder).28  The  relationship  is 
defined by ΔG° = ΔH° – TΔS°, where T is the temperature, where the superscript 0 indicates that 
the reaction is done under standard conditions. 
The  ensemble  of  conformations  involves  the  intrinsic motions  of  a  protein.31 Molecular 
dynamics  not  only  allow  the  protein  to  overcome  small  energy  barriers  along  the  folding 




microsecond,  millisecond,  and  longer  timescales.  Most  proteins  fold  in  a  timescale  of 










IDPs).9 Unstable  conformers  can  also  be  introduced  by  errors  that  occur  during  the  folding 
process (off‐pathway states) or by proteolytic cleavage fragments of larger protein complexes.5,9 
Misfolded  or  only  partially  folded  proteins,  commonly  display  hydrophobic  residues  and 
unstructured stretches that expose the polypeptide to the solvent. If they don’t get refolded or 
proteolytically degraded, they can aggregate with other molecules in a concentration‐dependent 
manner.  These  misfolded  species  can  aggregate  into  different,  interconvertible  types  of 
structures such as soluble oligomers, amorphous aggregates, and amyloid  fibrils. A variety of 
distinct,  self‐propagating  fibril  structures  can  also  be  formed,  which  makes  amyloid  fibrils 
generally polymorphic at the molecular level.9,32  
1.3.2 The structure and properties of amyloid fibrils 
Amyloid  fibrils  are  elongated  structures  that  consist  of  parallel  β‐sheets  oriented 
perpendicular to the long fibril axis.4,9,29 An amyloid fibril is comprised of protofilaments formed 
by  two  flat β‐sheets  that are held  together by hydrogen bonds within each β‐sheet. The side 












initial  stages  of  the  nucleated  conformational  conversion  model,  misfolded  or  metastable 




promotes  bundling  into  mature  fibrils  with  a  cross‐β‐sheet  structure.  In  the  native‐like 
aggregation model,  early  stages    entail  disordered  aggregates  or  native‐like  aggregates  that 
neither  undergo  structural  rearrangements  nor  adopt  β‐sheet  rich  structural  elements,  but 
instead grow into large amorphous or native‐like assemblies.9 During a nucleated polymerization 
process,  structural  conversion  of  completely  or  partially  disordered  monomers  through  a 
thermodynamically  unfavored  process  generates monomeric  β‐sheet  nuclei  that  can  directly 





defined  pathological  hallmarks  of  neurodegenerative  diseases,  including  Alzheimer’s  or 
Parkinson’s diseases.9 Most of the aggregates associated with protein misfolding diseases consist 
of  amyloid  fibrils.9 The pathological  aggregates build up  intracellularly  and/or extracellularly, 











Why amyloid formation  is toxic and  leads to cell death  is currently not well understood.  It 
seems likely that the toxicity associated with amyloid formation does not derive from the loss of 
function of  the aggregated protein  itself but  is  rather due  to  the  structural properties of  the 
aggregate or species on the pathway to amyloid formation.29 Fibrillar structures were previously 
suspected  to be  responsible but now  soluble oligomers  are  thought  to be  the primary  toxic 





of  the molecules  are buried  into  the  interior of  the  fibril, making  the  amyloid  structure  less 
interactive. Nevertheless,  fibrillar  conformers do  contribute  to pathogenicity  since  they have 
been found to draw key cellular proteins that are themselves metastable into the assembly.9,29 
Through  fragmentation,  they  generate  monomers  and  oligomers,  which  in  turn  promote 
secondary nucleation events for fibril formation. The complex mechanisms of amyloid formation 
and structural amyloid polymorphisms have been well‐characterized in in vitro studies. However, 














Protein  stability  and  solubility  can  also  be  altered  by  intrinsic  changes  such  as missense 
mutations in the amino acid sequence or mutations that alter the expression level of the protein 
itself, its binding partners, or components of the PQC machinery, such as chaperones.29 Sequence 
mutations  can  also  interfere  with  hydrogen  bonding,  electrostatic  interactions,  and  post‐
translational‐modifications,  or  lead  to  truncated  products  that  cause  decreased  stability  or 
increased  aggregation  susceptibility.  Mutations  that  disrupt  formation  of  the  hydrophobic 









in  a  variety  of  consequences,  including  the  accumulation  of  large  deposits,  such  as  amyloid 
plaques,  and may eventually  lead  to  the  collapse of proteostasis.29,43  Therefore, maintaining 
intracellular  protein  health  by  balancing  folding  and misfolding  is  of  utmost  importance  in 






The  accumulation  of  misfolded  proteins  induces  a  highly  conserved,  compartment‐
dependent cellular stress response (called the heat shock response in the cytosol and nucleus, 
and  the unfolded protein  response  in  the endoplasmic  reticulum  (ER) and mitochondria).47,48 
Typically,  the  stress  response  includes  the  downregulation  of  protein  synthesis  and  co‐
translationally acting  chaperones, and on  the  transcriptional and post‐translational  level,  the 







to regulate the concentration of particular proteins and  to degrade misfolded proteins  in  the 
cell.29,50 The clearance pathway is composed of a hierarchical ubiquitination system and the 26S 
proteasome  holoenzyme.  Specific  ubiquitin  activating  enzymes  (E1),  ubiquitin  conjugating 
enzymes  (E2), and ubiquitin  ligases  (E3) act  sequentially  to mediate  the addition of ubiquitin 
chains  to  particular  lysine  residues  of  a misfolded  substrate  protein.44  The  linkage‐specific 
ubiquitination pattern determines how the partitioning occurs in distinct proteostasis circuits.51 
The  polyubiquitinated  substrates  are  eventually  recognized  by  the  19S  proteasomal  subunit 
















elimination  of  unstable  and  potentially  neurotoxic  protein  species,  the  improvement  of  its 
efficiency is being investigated as a treatment option for neurodegenerative diseases.58 
1.4.2 Molecular chaperones 
Molecular  chaperones  constitute  ~10%  of  the  total  protein mass  in  human  cells, which 
highlights their biological significance.59 Chaperones are highly interactive proteins that play key 
roles  in  all  aspects of proteostasis.60  These processes  include  assisting  in de novo  folding or 




interact  with  the  UPS  to  promote  the  degradation  of  terminally misfolded  substrates  and 
together with the autophagy network assist in the degradation of misfolded oligomeric species 
and aggregates.5 Due to their sequence similarity and function, the chaperones are categorized 
into major  chaperone  families.29,63  In  yeast,  there  are  a  total  of  67  chaperones;  the major 
chaperone families are Hsp90, Hsp70, Hsp40, CCT, Hsp60, Hsp10, prefoldin, ATPase‐associated 
proteins  with  diverse  cellular  activities  (AAA+),  small  heat  shock  proteins,  and  calnexin.63 











reverse  abnormal  protein  folding  and  aggregation  and  promote  the  clearance  of  damaged 
protein  species.60,64  However,  essential  housekeeping  functions  of  chaperones  can  also  be 
hijacked  for  the propagation  and distribution of  amyloid  aggregates.64 Hence,  to  exploit  the 
therapeutic potential of chaperones to suppress aggregation in neurodegenerative diseases, one 
must  first decipher  the  complex  chaperone mechanisms and  identify  chaperone  factors with 
functional specificity.64 
1.4.3 Autophagy 
The  third  line of  the PQC  system  is  the  autophagic  lysosomal pathway.29  The  autophagy 
system involves the transport of cytoplasmic components into lysosomes (mammals) or vacuoles 
(yeast)  for  their elimination. This pathway  is essential  for basal proteostasis and  is activated 
under stress conditions to degrade and remove damaged organelles and proteins.61 It efficiently 
recycles  cellular  components,  damaged  organelles,  and  misfolded  or  aggregated  proteins 
irrespective of their size and solubility.49 Like the UPS, it utilizes ubiquitination to recruit target 
proteins.61,65 The simplest form of autophagy involves the direct immersion of cytosolic damaged 
protein  into  lysosomes  (microautophagy).29  In  chaperone‐mediated  autophagy,  chaperones 
translocate damaged material across lysosomal membranes. To clear damaged material of larger 
size, a series of protein complexes cooperate to form autophagosomes that engulf the substrate. 
The  autophagosomes  are  transported  to  and  fuse  with  lysosomes  (macroautophagy).  The 











Overload  of  the  PQC  system  or  it’s  malfunctioning  has  been  strongly  linked  to 







and  spectroscopic methods  available  for  studying  protein  folding  in  vitro  have  provided  a 
structural  and mechanistic understanding of  the native, misfolded,  and  aggregated  states of 
misfolding disease‐associated proteins.69,70 However, it is unclear to what extent these findings 
can be transferred to the processes in vivo because of clear differences between the test tube 
and  the  cellular  folding  environment.  Although  the  in  vivo  protease  susceptibility  generally 
correlates well with the thermodynamic in vitro stability of a protein,71 as discussed earlier the 
tendency of a protein to aggregate is strongly influenced by environmental conditions.  
The determination of  the  in  vivo  folding  status of a protein by measuring  the associated 
function is rarely possible due to a lack of appropriate assays or fundamental lack of knowledge 
about the protein’s function. A number of different approaches to measure the in vivo stability 









the  discovered  candidate  genes  were  found  to  be  closely  associated  with  α‐synuclein 
misfolding.75,78  Moreover,  the  screens  revealed  several  mechanisms  implicated  in  the 
pathophysiology of Parkinson’s disease.75 Based on the results of the multitude of genome‐wide 
gene  deletion  and  overexpression  screens  in  yeast,  computational  approaches were  able  to 
construct  a  "humanized"  network  that  interconnects  genetic  forms  of  Parkinsonism,  reveals 
druggable  targets  for  α‐synuclein, and predicts pathologies  in patient‐derived neurons.79  It  is 
clear  that  the  different  yeast models  and  yeast‐based  screening  systems  as  a  whole  have 
tremendous potential to provide fundamental insights into disease pathologies. 
Other  methods  to  determine  the  protein  stability  and  aggregation  susceptibility  of 
neurodegenerative disease‐associated proteins involve different reporter systems. Depending on 
the reporter system used, different aspects of the misfolding or aggregation can be assessed. 
These  reporter  systems  have  been  very  useful  in  studying  the  in  vivo  protein  stability  of 
neurodegenerative disease‐associated proteins.17,18,72,74 Unfortunately, any reporter system also 
has  specific  inherent  limitations.  Commonly  used  approaches  frequently  involve  a  dose‐
dependent cytotoxic overexpression of neuropathogenic proteins in yeast, as already mentioned 
above.80–83 Although the toxic phenotype is somewhat reminiscent of what is seen in human cells, 
the  observed  localization  behavior  of  the  protein  in  the  yeast  model  can  differ  from  the 













functional  protein,  such  as  dihydrofolate  reductase,  these  types  of  approaches  enable  yeast 
survival‐based  or  colorimetric  readouts  for  protein  stability.82,86,87 Major  limitations  of  these 
fusion‐based approaches are the propensity to obtain false readouts due to proteolytic cleavage 





protein  of  interest with  fluorescent  proteins.  The  changes  in  FRET  efficiency  are  used  as  a 
measure for the degree of relative structural change  in a protein of  interest and therefore  its 
folding.89 Unfortunately, a  low signal‐to‐noise ratio and  limitations  in the range of measurable 
distance change make this technique unattractive for practical use.90 Nevertheless, the principle 





















In order  to provide  a  versatile biosensor platform  that  allows  the  assessment of protein 
stability and aggregation propensity  in a eukaryotic host, we decided  to optimize a  tripartite 
fusion system that links protein stability with an antibiotic resistance phenotype for use in yeast. 
The  goal  was  to  provide  a  versatile  biosensor  platform  that  would  allow  the  sensitive 














































































































































Ampicillin   GoldBio, St Louis, MO, USA   ddH2O  200  0.2 









GoldBio, St Louis, MO, USA   ddH2O  100  0.1 
Nourseothricin 
Sulfate  
GoldBio, St Louis, MO, USA  ddH2O  100  0.1‐2 
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Dye  Company       
Bromophenolblue  Millipore Sigma, St. Louis, MO, USA       
Sybr Safe DNA Gel 
Stain 
APExBio, Houston, TX, USA       
Gel loading Dye, 
Purple (6x) for DNA 














































	 	 	 	 	


















Rabbit anti‐Rnq  polyclonal  Abnova, Taipei, Taiwan  PAB15579  1:1,000 
Rabbit anti‐Sup35  polyclonal  Abnova, Taipei, Taiwan  PAB15578  1:1,000 
     
Secondary antibodies         
mouse anti‐HA, stock 
concentration 0.5 mg mL‐1 














































































Luria Bertani broth (LB)    Super optimal broth (SOC) 	  
Bacto‐tryptone  10  g  Bacto‐tryptone  10  g 
Bacto‐yeast extract   5  g  Bacto‐yeast extract   2.5  g 
NaCl  5  g  NaCl  0.3  g 
ddH2O  ad 1  L  KCl  0.1  g     
ddH2O  ad 500  mL     
after autoclaving, add      
glucose (1M)  2 ml to 100  ml        
YPD medium   YPED medium	 	  
Bacto‐yeast extract   10  g  adenine  120  mg 
Bacto‐peptone   20  g  Bacto‐yeast extract   10  g 
glucose   20  g  Bacto‐peptone   20  g 
ddH2O  ad 1000  mL  glucose   20  g     
ddH2O  ad 1000  mL 











L‐glutamic acid monosodium saltb  1  g  L‐glutamic acid monosodium 
salt 
1 g 




ddH2O  ad 800  mL  ddH2O  ad 800 mL 





      
SD medium (supplemented with 2% glucose)    SC media supplemented with 2% raffinose and 2% 
galactose 
SC medium  800  ml  SC medium  800  ml 
after autoclaving, add     after autoclaving, add   
20% glucose, autoclaved  100  ml  20% raffinose, sterile filtered  100  ml 
ddH2O  ad 1000  mL  20% galactose, sterile filtered  100  ml        
SC media supplemented with 2% raffinose and 0.1% glucose)     
SC medium  800  ml      
after autoclaving, add        
20% raffinose, sterile filtered  100  ml      
20% glucose, autoclaved  5  ml      
ddH2O  ad 1000  mL 




a  Yeast  nitrogen  base  without  amino  acids  and  without  ammonium  sulfate  contains  salts, 






(indicated  as  "drop‐out mix").  For  example,  if  L‐uracil were  omitted,  the  resulting  synthetic 
minimal media would be called SC‐ura. 
Table 9. Final concentration of amino acids and supplements in 1 L synthetic complete medium.a  
Amino acid  [mg L‐1]  Amino acid  [mg L‐1] 
adenine hemisulfate  21  L‐leucine  173.4 
L‐alanine  85.6  L‐lysine  85.6 
L‐arginine  85.6  L‐methionine  85.6 
L‐asparagine  85.6  para‐aminobenzoic acid  8.6 
L‐aspartic acid  85.6  L‐phenylalanine  85.6 
L‐cysteine  85.6  L‐proline  85.6 
L‐glutamine  85.6  L‐serine  85.6 
L‐glutamic acid  85.6  L‐threonine  85.6 
L‐glycine  85.6  L‐tryptophan  85.6 
L‐histidine  85.6  L‐tyrosine  85.6 
myo‐inositol  85.6  uracil  85.6 






1 x TAE buffer    1 x TAE, 0.1 % SDS   
Tris  242.0  g  Tris  24.2  g 
Acetic acid  57.0  mL  Acetic acid  5.7  mL 
0.5 mM EDTA, pH 7.5  100.0  mL  0.5 mM EDTA, pH 7.5  10.0  mL 
ddH2O  ad 10  L  20 % Sodium dodecyl sulfate  5.0  mL      
ddH2O  ad 1000  mL 
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LiOAc buffer    TES buffer     
1 M lithium acetate  1.0  mL  1 M Tris‐HCl pH 7.5  0.1  mL 
1 M Tris‐HCl pH 8.0  0.1  mL  0.5 M EDTA  0.02  mL 
0.5 M EDTA  0.02  mL  20% SDS  0.25  mL 
ddH2O  ad 10  mL  ddH2O  ad 10  mL            
5x reducing SDS sample buffer  1x SDS running buffer   
Sodium dodecyl sulfate  5  g  Tris base  3.0  g 
Glycerol   30.5  g  Glycine  14.4  g 
Tris (1M), pH 7.0  15  ml  Sodium dodecyl sulfate (SDS)  1.0   
Bromphenol blue  0.025  g  ddH2O  ad 800  mL 
β‐mercaptoethanol  2.5  ml  adjust pH to 8.3   
ddH2O  up to 50  ml  ddH2O  ad 1000  mL            
Lysis buffer (simple lysate fractionation)  Protein solubilizing buffer 
1 M HEPES pH 8.0   150  μl  1 M HEPES‐KOH pH 7.4   2  mL 
5 M NaCl   150  μl  1 M KCl  1.2  mL 
50 % glycerol   100  μl  0.5 M EDTA  0.04  mL 
0.3 M DTT  17  μl  0.3 M DTT  6.7  μl 






50 % Triton X‐100  50.0  μl  ddH2O  ad 10  mL 
ddH2O  ad 5  mL 
     
           
Lysis buffer for SDD‐AGE    Phosphate‐buffered saline (PBS) 
Tris pH 8.0  1.0  mL  NaCl  8  g 
50 % Triton X‐100  0.2  mL  KCl  0.2  g 
β‐mercaptoethanol  35.0  μl  Na2HPO4  1.44  g 
EZBlock IV protease inhibitor 
cocktail 
0.1  mL  KH2PO4  0.24  g 
N‐Ethylmaleimide  375.0  mg  ddH2O  ad 800  ml 
Benzonase 250 U/μl  5.0  μl  adjust pH to 7.4 with HCl  
0.1 M PMSF   0.1  mL  ddH2O  ad 1000  ml 
ddH2O  ad 10  mL 
     
           
Tris‐buffered saline (TBS)  Tris‐buffered saline, 0.1% Tween (TBS) 
NaCl  8.8  g  NaCl  8.8  g 
Tris‐HCl   2.4  g  Tris‐HCl   2.4  g 
Tris base   5.6  g  Tris base   5.6  g 
ddH2O  ad 800  ml  ddH2O  ad 800  ml 
adjust pH to 7.4 with HCl   Tween 20  1  ml 
ddH2O  ad 1000  ml  adjust pH to 7.4 with HCl       
ddH2O  ad 1000  ml 
4x sample buffer for SDD‐AGE       
50 x TAE buffer  0.2  mL       
50 % Glycerol  4.0  mL       
20 % SDS  4.0  mL       




































































pYES/CT‐empty vector/ lacZ  V5‐His6  pGal1  2 μ  URA3  Amp 
Invitrogen 
V8255‐20 
pYC2/CT‐empty vector/lacZ  V5‐His6  pGal1  CEN/ARS  URA3  Amp 
VS186  pYC2‐APH Im7 WT‐FLAG  3x FLAG  pGal1  CEN/ARS  URA3  Amp 
VS466  pFA6‐pGal1‐yoAPH‐Aβ42 wt‐
FLAG 
3x FLAG  pGal1  N/A  CaURA  Amp 
MJ5  pTrc99A‐NAT78  V5‐His6  LacI  N/A  none  Amp 
VS180  pYES‐APH Im7 WT‐FLAG  3x FLAG  pGal1  2 μ  URA3  Amp 
VS186  pYC2‐APH Im7 WT‐FLAG  3x FLAG  pGal1  CEN/ARS  URA3  Amp 
VS197  pYC2‐Gal1‐APH‐Im7‐L53A/I54A‐
Flag 
3x FLAG  pGal1  CEN/ARS  URA3  Amp 
VS206  pAG424‐E7 H162A nuclease 
fragment 
3x FLAG   pTDH3  2 μ  Trp  Amp 
VS222  pYC2‐NAT‐Im7 WTt‐V5‐His6  V5‐His6  pGal1  CEN/ARS  URA3  Amp 
VS466  pFA6‐pGal1‐yoAPH‐Aβ42 wt‐
FLAG 
3x FLAG  pGal1  N/A  CaURA  Amp 
VS519  pGal1‐NAT78‐ Aβ42 WT‐V5His6  V5‐His6  pGal1  N/A  HygMX  Amp 





HA    CEN/ARS  URA3  Amp 








































    
aYC‐38  InvSc1  pYES‐APH‐Im7‐I54A  Ajamaluddin Malik 
aYC‐4  InvSc1  pYES‐APH  Ajamaluddin Malik 
aYC‐5  InvSc1  pYES‐APH‐Im7‐WT  Ajamaluddin Malik 

























VES252  InvSc1  pYES‐LacZ  pAG424 empty vector 
VES252  InvSc1  pYES‐LacZ  pAG424‐empty vector 

























VES270  InvSc1  pYC2‐APH WT‐FLAG   pAG424 empty vector 
VES271  InvSc1  pYC2‐APH WT‐FLAG   pAG424‐E7 H162A 
(residues 63–193) 





























VES430  BY4741 lys2Δ0::Gal1‐NAT80‐Im7‐S58R‐V5‐His6‐Cyc1TT     
VES650  MDY669 ho::pGal1‐mKate2‐CaURA3     
VES651  MDY669 ho::pGal1‐yoAPH‐Iinker 10GS‐mKate2‐CaURA3     
VES652  MDY669 ho::pGal1‐yoAPH‐Im7 WT 10GS‐mKate2‐CaURA3     
VES653  MDY669 ho::pGal1‐yoAPH‐Im7 L53A I54A 10GS‐mKate2‐CaURA3     
VES654  MDY669 ho::pGal1‐mKate2‐10GS‐yoAPH‐Iinker‐CaURA3     
VES657  MDY669 ho::pGal1‐yoAPH‐Iinker 6GS‐3xFLAG‐CaURA3     
VES668  MDY669 ho::pGal1‐mKate2‐10GS‐yoAPH‐Im7 WT‐CaURA3     
VES671  MDY669 ho::pGal1‐mKate2‐10GS‐yoAPH‐Im7 L53A I54A‐CaURA3     
VES683  MDY669 ho::pGal1‐ yoAPH‐Asyn WT‐6GS‐3xFLAG_ADH1TT_CaURA3     
VES685  MDY669 ho::pGal1‐yoAPH‐Asyn A53T‐6GS‐3xFLAG_ADH1TT_CaURA3     
VES687  MDY669 ho::pGal1‐yoAPH‐Asyn E46K‐6GS‐3xFLAG_ADH1TT_CaURA3     
VES700  MDY669 ho::pGal1‐yoAPH‐Abeta42 F19,20T, I31P‐6GS‐3xFLAG_CaURA3     
VES702  MDY669 ho::pGal1‐yoAPH‐Abeta42 WT‐6GS‐3xFLAG_CaURA3     
VES706  MDY669 ho::pGal1‐yoAPH‐Asyn A30P‐6GS‐3xFLAG_ADH1TT_CaURA3     
VES715  BY4741 lys2Δ0::Gal1‐LacZ‐V5‐His6‐Cyc1TT     
VES717  BY4741 lys2Δ0::Gal1‐NAT80‐linker‐V5‐His6‐Cyc1TT     
VES719  BY4741 lys2Δ0::Gal1‐NAT80‐Im7‐WT‐V5‐His6‐Cyc1TT     
VES721  BY4741 lys2Δ0::Gal1‐NAT80‐Im7‐I54V‐V5‐His6‐Cyc1TT     
VES724  BY4741 lys2Δ0::Gal1‐NAT80‐Im7‐I22V‐V5‐His6‐Cyc1TT     
VES725  BY4741 lys2Δ0::Gal1‐NAT80‐Im7‐L53A I54A‐V5‐His6‐Cyc1TT     
VES727  BY4741 lys2Δ0::Gal1‐NAT80‐Im7‐L18AL19A‐V5‐His6‐Cyc1TT     
VES729  BY4741 lys2Δ0::Gal1‐NAT80‐Im7‐L34A‐V5‐His6‐Cyc1TT     
VES731  BY4741 lys2Δ0::Gal1‐NAT80‐Im7‐I54A‐V5‐His6‐Cyc1TT     





































yHH74  MDY669 ho::pGal1‐yoAPH‐Im7 WT ‐6GS‐3xFLAG‐CaURA3     
yHH75  MDY669 ho::pGal1‐yoAPH‐Im7 L53A I54A‐6GS‐3xFLAG‐CaURA3     
yHH86  MDY669 ho::pGal1‐yoAPH‐Sup35full‐6GS‐3xFLAG‐CaURA3     
yHH88  MDY669 ho::pGal1‐yoAPH‐Sup35NM‐6GS‐3xFLAG‐CaURA3     
 41 
 
yHH90  MDY669 ho::pGal1‐yoAPH‐Rnq1full‐6GS‐3xFLAG‐CaURA3     
yHH93  MDY669 ho::pGal1‐yoAPH‐Rnq1C‐6GS‐3xFLAG‐CaURA3     
yXD622  MDY669 pdr5Δ ho::pGal1‐yoAPH‐Iinker 6GS‐3xFLAG‐ HygMX     




yXD625  MDY669 pdr5Δ ho::pGal1‐yoAPH‐Iinker 6GS‐3xFLAG‐ HygMX  pRS416‐Ubc6‐HA93   














marker compatibility.    cBY4741  is a S. cerevisiae strain with the genotype MATa his3Δ1  leu2Δ0 met15Δ0 ura3Δ0. 


















































Growth of E.  coli  cells on  agar plates  involved  streaking of E.  coli  cells on  LB‐agar plates 
supplemented with 200 µg ml‐1 ampicillin followed by  incubation at 37 °C over‐night. To grow 


































































































200  rpm.  Per  culture  4  mL  of  cells  were  harvested  by  centrifugation  at  2,000g  at  room 
temperature for 5 min, adjusted to an OD600 of 5 in phosphate‐buffered saline, pH 7.4, and 5‐fold 
serially diluted in phosphate‐buffered saline. 3 μL of each dilution were spotted on pre‐warmed 























Easy  film  (USA Scientific, 9123‐6100). The plate was  then shaken  for 550 s  in a  thermostated 
microplate  reader  (TECAN M200  Infinite  Pro)  at  30  °C  or  as  specified  for  followed  by OD600 
measurement for ~100 cycles (about 24 hours in total with OD600 measurement every 15 min). 
Using the plate reader software, the raw OD600 data were exported as table in EXCEL format with 
































possible,  the  enzyme was  heat  inactivated  after  incubation  according  to  the manufacturer’s 
instructions.  In case the DNA was used  in downstream applications the buffer was exchanged 
and small nucleotide fragments removed using the PCR clean‐up kit (Macherey‐Nagel) according 
to  the manufacturer’s  instructions. Alternatively,  the  restriction enzymes, buffer components 
and unwanted nucleotide fragments were removed by separating the DNA fragments by agarose 












of  the  vector  were  dephosphorylated  with  antarctic  phosphatase.  A  standard  20  µl 












































Cycle step  Temperature  Time  Number of cycles 











template  DNA.  Then  the  PCR  products were  spin‐column  purified  using  a  PCR  clean‐up  kit 
(Macherey‐Nagel)  according  to  the  manufacturer’s  instructions  and  the  eluted  fragment 



















































Cycle step  Temperature  Time  Number of cycles 















subsequent  digestion  of  the  parental,  (hemi‐)methylated  template DNA  by Dpn  I,  and  lastly 
transformation of the mutated molecule into competent E. coli cells to repair the nicked strands. 
Oligonucleotide primers encoding the desired mutation(s) were designed using Agilent’s web‐
based  QuickChange  Primer  Design  Program 
(https://www.agilent.com/store/primerDesignProgram.jsp). 












Cycle step  Temperature  Time  Number of cycles 
































Cycle step  Temperature  Time  Number of cycles 














Direct PCR kit was used. PCR primers were designed  that  flank  the genomic  locus of  interest 











Cycle step  Temperature  Time  Number of cycles 


























site  the  vector  carries  a V5 epitope  that  allows  for detection  and  a polyhistidine  (6xHis)  for 
purification purposes when  they are  in  fusion with  the 3’ end of  the  inserted  sequence. The 
untagged APH tripartite sequences of pYES‐APH WT and pYES‐APH55‐Im7 WT were encoded on 
the pYES2/CT  vector and modified by  the addition of a C‐terminal 3xFLAG  tag using primers 
PVS047 and PVS048 which generated plasmids pVS178 and pVS180. The tagged APH‐tripartite 
fusion sequences were cloned into the CEN/ARS plasmid pYC2/CT (Invitrogen, V825520), which 
has  the  same  features  as  pYES2/CT  by Gibson  Assembly with  primers  PVS072‐PVS075.  This 
cloning step generated plasmids pYC2‐APH wt‐Flag (pVS008) and pYC2‐APH Im7 wt‐Flag (VS009). 












and  PVS316  which  generated  plasmid  pVS151.  To  add  a  galactose  inducible  promoter,  a 







pVS152 were digested with HindII and PacI and  the  fragment and vector  ligated  to generate 
plasmid  pFA6‐pGal1‐yoAPH‐Im7wt‐10GS‐mKate2  ‐CaURA3  (pVS155).  Alternatively,  the  yeast 
codon optimized APH sequence was inserted 3’ to the plasmid encoded yomKate2 sequence and 
the  two protein encoding sequences  fused with a GGSGGSGGSG encoding  linker sequence  to 
generate  pGal1‐mKate2‐APH  (pVS400,  pFA6a‐pGal1‐yomKate2‐10xGS‐yoAPH‐CaURA).  The 
mKate2 sequence of pVS155 was eliminated and a 6 amino acid glycine serine linker (GGSGGS) 
followed by a 3xFLAG  tag added  to  the 3’  terminus of  the APH  tripartite  fusion by PCR with 
primers PVS348 and PVS349 and the product ligated to generate pFA6‐pGal1‐yoAPH‐Im7 WT‐GS‐
3xFlag  (BHH66)  and  pGal1‐yoAPH‐3xFLAG  (pFA6a‐pGal1‐yoAPH‐3xFLAG‐CaURA  (BHH64), 
respectively. The earlier elimination of a SacI restriction site in the original pFA6a‐link‐yomKate2‐
CaURA3 vector backbone allowed  restriction digestion cloning of  test proteins using SacI and 






constructs. This was accomplished by PCR amplification of  the HygMX  cassette  from pVS141 
(described  below)  with  primers  PVS413  and  PVS414,  which  added  flanking  SpeI  and  BglII 
restriction  sites  to  the HygMX.  The HygMX  cassette was  cloned  into  the  vector pFA6‐pGal1‐
yoAPH‐Im7 WT‐GS‐3xFlag (BHH66) as well as its derivatives fused with different test proteins by 








into  the NAT  tripartite  fusion with BamHI and SacI  restriction digest. The NAT80‐Im7 variant 
fusions were integrated into the LYS2 locus of the yeast strain BY4741. 










genome.  The  kanamycin  selection  marker  (KanMX)  of  this  backbone  was  replaced  with  a 
hygromycin resistance marker (HygMX). To swap out the KanMX sequence, pKG001 was digested 
with XmaI and SalI, and the HygMX cassette was amplified  from pCORE‐UH  (addgene, 72239) 




and  SalI  digested  vector  pKG001  generated  plasmid  pVS141.  The  NAT78  tripartite  fusion 
sequences were inserted into pVS141 to replace the YFP sequence by Gibson Assembly. For this 
cloning step the NAT tripartite fusion was amplified with primer pair PVS287, PVS288 and the 
plasmid  amplified  with  primer  PVS289  and  PVS290.  To  enable  BamHI‐  and  SacI‐mediated 
restriction  site  cloning  of  test  proteins  into  the  antibiotic  resistance marker  as  part  of  the 
tripartite fusion, the BamHI restriction site  in the backbone and the SacI restriction site  in the 
hygromycin  resistance  cassette  were  eliminated  by  site  directed  mutagenesis  with  primer 
PVS259  and  PVS260  and  PVS319  and  PVS320,  respectively.  To  avoid  any  unintended 
recombination events  in vivo  the FRT  site encoded  in  the plasmid was  removed by PCR with 
primer HK39 and HK40 and ligation of the product (pBHH62). To add a transcriptional terminator 
sequence to the plasmid the Cyc1 transcriptional terminator sequence was cloned 3’ of the stop 
codon  of  the  NAT  tripartite  fusion  using  Gibson  Assembly.    For  this  purpose,  the  Cyc1 
transcriptional terminator sequence was amplified from plasmid pYC2/CT with primers HK28 and 
HK29 and cloned into the PCR amplified vector using primers HK30 and HK31. 
The  Leu2  homologous  sequences  encoded  on  the  plasmid were  replaced  by  sequences 
homologous to flanking sequence of the gal1/gal10 locus. To allow linearization of the plasmid 
for integration into the gal1/10 locus by convenient restriction digest a SpeI restriction site was 
engineered  between  the  gal1/10  flanking  sequences  encoded  on  the  plasmid.  This  cloning 
procedure resulted in the plasmids pGal1‐NAT78‐linker‐V5His6 (pVS485), pGal1‐NAT78‐Im7 WT‐

























according  to  Marshall  et  al.103  with  the  amino  acid  sequence 
AIAEGDSHVLKEGAYMEIFDVQGHVFGGKIFRVVDLGSHNVA  and  the  respective  DNA  sequence 
(gcaattgcagaaggagactcacatgtcctcaaagaaggagcgtatatggaaatattcgatgtccaaggtcatgtatttggtggtaaaat
cttccgagtggtcgatttgggctcacataacgtcgca)  was  and  synthesized  by  Genscript.  Plasmids  pRS426‐














URA3  autotrophy.  For  integration  of  the  APH  tripartite  fusions  into  the  gal1/gal10  locus  of 
MDY669  (a kind gift  from Prof. Allan Drummond) with genotype MATa ura3Δ0  leu2Δ0 his3Δ0 






with  misfolding  proteins  which  may  exhibit  a  dose‐dependent  fitness  cost  on  the  cells.47 
Moreover, a  tunable expression  is also desirable  for  the expression of  tripartite  fusions with 








The  nuclease  fragment  of  the  binding  partner  of  Im7,  namely  colicin  E7  (GenBank: 
RDQ95010.1, residues 63–193), was synthesized by GenScript and cloned into pAG424 featuring 
a TDH3 promoter and a TRP auxotrophy cassette using Gibson Assembly with primers PVS007, 















(a  kind  gift  from Prof. Daniel  Jarosz) using primers PVS428  and PVS429  and  cloned  into  the 



















qPCR  master Mix  (Bullseye,  BEQPCR‐R)  according  to  the  manufacturer’s  instructions  in  an 
Eppendorf Mastercycler epgradient S realplex2 detection system. The average of two technical 











of  the Mini‐PROTEAN Tetra system. 1x SDS‐running buffer was added  to  the  inner and outer 
chambers. The protein samples were mixed with 5x reducing SDS sample buffer, boiled for 5 min 
at 95 °C, spun down briefly and  loaded  into the wells of the gel. 6‐10 ul of a protein standard 








detection  of  proteins  in  the  gel,  the  stain‐free  imaging  technology  of  the  gels  was  taken 
advantage  of.  The  stain‐free  imaging  technology  utilizes  a  proprietary  polyacrylamide  gel 
chemistry to make proteins fluorescent directly in the gel with a short photoactivation. During 
the short UV‐induced reaction a trihalo compound in the Bio‐Rad Mini‐PROTEAN TGX stain‐free 















with  the  appropriate  primary  antibody  which  was  diluted  in  Tris‐buffered  saline  pH  7.4 















washed  3  times  in  Tris‐buffered  saline  supplemented with  0.1%  Tween  for  10 min  at  room 
temperature following fluorescence detection of the protein of  interest using the Odyssey CLx 
detection system. Signal intensities were quantified using ImageJ software. For normalization of 
the  V5  signal  of  NAT‐Aβ42  tripartite  fusions  in  the  cycloheximide  chase  assays  and  for 















performed  according  to  a  published  standard  protocol.50  In  brief,  the  harvested  cells were 
washed with ice cold, sterile, double‐distilled water followed by centrifugation at 5,000g at 4 °C 
for 30 s. The cell pellet was resuspended in 150 mL 1x native yeast lysis buffer (30 mM HEPES pH 
8.0,  150 mM NaCl,  1%  glycerol,  0.5%  Triton  X‐100,  1 mM DTT,  1 mM  phenylmethylsulfonyl 
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after which  residual  supernatant was  removed with  a  small  volume  pipette.  The  pellet was 
resolubilized by resuspending it in 10 mL 1x reducing SDS sample buffer, which concentrated the 
insoluble  protein  content  five‐fold  compared  to  the  soluble  protein  fraction.  12.5 mL  of  5x 
reducing SDS  sample buffer was added  to  the  total protein and  soluble protein  fractions. All 
samples mixed with reducing sample buffer including the total, soluble and  insoluble fractions 
were boiled at 95 °C for 5 min before running equal volumes of each lysate fraction on SDS–PAGE. 
The SDS‐PAGE gels were processed  for  immunoblot analysis of  the  tripartite expression  level 
using anti‐FLAG (anti‐FLAG, M2, Sigma F3165) or anti‐V5 (anti‐V5 antibody, Invitrogen, R96025), 
or anti‐APH  (Anti‐Neomycin Phosphotransferase  II Antibody, Sigma, AC113)  together with an 
anti‐glyceraldehyde  3‐phosphate  dehydrogenase  (G6PDH)  antibody  (anti‐G6PDH  antibody, 
Sigma, A9521) that was used as a protein loading control and for normalization of the FLAG signal.  
3.2.3.4 Preparation of cell extracts for lysate fractionation 
To  analyze  the  aggregation  propensities  of  tripartite  fusions,  yeast  cells were  lysed  and 
separated  into  supernatant  (soluble)  and  pellet  (insoluble)  fractions  following  the  protocol 
published by Wallace et al.108  In brief,  cells were grown  in  SC media  supplemented with 2% 






















tripartite protein expression was  induced  through  the addition of 2% galactose. After 6 h of 





















Mark  Hochstrasser)  were  probed  with  an  anti‐HA  antibody  (anti‐HA,  Roche,  12CA5,  stock 
concentration 0.5 mg mL‐1) in a 1:1000 dilution. 
3.2.3.6 Immunohistochemical detection of the cellular localization of tripartite fusions 






















gentle  resuspension  in 0.5 mL 1.2 M  sorbitol  in 0.1 M KHPO4, pH 6.5. 20 mL of  spheroplast 
suspension was added  to each well of a poly‐Lys‐coated microscope slide  (Microscope Slides, 
Immunofluorescence,  Polysciences  Inc.,  18357‐1),  and  the  slide  was  placed  in  a  humidity 
chamber  and  incubated  for  15 min  to  allow  cells  to  settle.  After  the  cells  had  settled,  the 
supernatants were aspirated and the slide was put into –20 °C methanol for 6 min followed by 







azide.  The wash  buffer was  removed,  and  20 mL  of  the  secondary  antibody  Alexa488  plus 
(Thermo  Fisher  Scientific,  A32723),  which  was  diluted  1:200  in  phosphate‐buffered  saline 
supplemented with 1% BSA and 0.1% sodium azide, was applied to each well. The slides were 















































four  times on  rich agar medium  (YPD agar consisting of 10 g L‐1 yeast extract, 20 g L‐1 bacto 
peptone, 20 g L‐1 glucose and 20 g L‐1 agar) containing low doses (3 mM) of the Hsp104 inhibitor 
guanidine hydrochloride (GdnHCl; Sigma, sterile filtered). Since GdnHCl is known to increase the 
frequencies of mitochondrial mutants  (petites),  single  colonies of  the GdnHCl‐treated  strains 














The  wording  and  figures  of  this  section  are  largely  based  on  my  accepted  paper 







To directly assess  the  in vivo stability of a protein of  interest,  the Bardwell  lab previously 
developed a tripartite fusion system that links in vivo protein stability to antibiotic resistance.117 




















However,  poor  proteolytic  stability  or  solubility  of  the  test  protein  should  result  in  increased  susceptibility  to 
proteolysis or aggregation in the yeast cytosol, which will in turn lead to lower antibiotic resistance. Therefore, the 
level of antibiotic  resistance of yeast cells may be directly correlated  to  the  folding or  solubility of  the  inserted 
protein. Antibiotic resistance levels of yeast cells expressing the tripartite fusion can be quantified by a serial dilution 
spotting  assay  on  agar  media  supplemented  with  antibiotic.  The  figure  is  reprinted  with  permission  from 
Sachsenhauser, V., Deng, X., Kim, H.‐H., Jankovic, M., C.A. Bardwell, J., and Bardwell, J. C. A. (2020) Yeast tripartite 
biosensors  sensitive  to  protein  stability  and  aggregation  propensity.  ACS  Chem.  Biol.  XXXX,  XXX,  XXX–XXX, 
https://doi.org/10.1021/acschembio.0c0008. Copyright 2020 American Chemical Society.97 
Previously, we developed a split β‐lactamase system in the bacterial periplasm that confers a 




antibiotic G418.  The  second  genetic marker  protein was  nourseothricin N‐acetyl  transferase 




ribosome,  giving  rise  to  inaccurate  mRNA  translation  and  therefore  biosynthesis  of  non‐














To  improve  the  tripartite  biosensor  readout  for  S.  cerevisiae,  we  comprehensively  re‐
engineered the APH and NAT biosensors to increase their sensitivity and extend their dynamic 
range.  Since  aminoglycoside‐induced  translation  errors  were  shown  to  increase  protein 
aggregation, oxidative damage,  and upregulation of  the unfolded protein  response  in  E.  coli 
(effects that could alter the tripartite biosensor’s readout for protein stability or aggregation), we 
attempted to obtain a sensitive readout at relatively low starting antibiotic concentrations.124–126 







was  shown  to  be  the  key  factor  determining  the  antibiotic  resistance  level  of  Im7  tripartite 
fusions.71,119 We  inserted wild‐type  (WT)  Im7 and a  fairly thermodynamically destabilized  Im7 
variant, Im7 I54A, into the GS linker that fuses the two marker halves. Expression of the APH or 
NAT tripartite fusion that just contained the 40‐residue GS‐rich linker (for the APH fusion) or the 
39‐residue GS‐rich  linker  (for the NAT  fusion) was expected to confer high  levels of antibiotic 





inserted  Im7  variant  (Figure  2a).  In  order  to  maintain  the  good  relationship  between  the 
antibiotic resistance readout and the stability of the inserted protein and to ensure uniform gene 
expression levels of the tripartite fusion across cells, in the case of the APH tripartite fusions, we 











aYC‐4,  respectively,  lab  collection)  and  low  copy  number  plasmids  (strains  VES255,  VES256,  VES263).  A  strain 
expressing LacZ  from a  low copy number plasmid  (pYC2‐LacZ,  Invitrogen,  strain VES174)  served as a control  for 
antibiotic sensitivity. The graph shows the maximal cell dilution that allows for yeast growth on SC agar media lacking 




















titer  assays  that  allows  cell  growth  at  37  °C  on  SC  agar  media  supplemented  with  2%  raffinose,  increasing 
concentrations of NTC and either 2% galactose (upper panel) or 0.5% galactose (lower panel). The data of figure 
panels  c  and  d  were  acquired  by  my  student  Maja  Jankovic.  The  figure  is  adapted  with  permission  from 
Sachsenhauser, V., Deng, X., Kim, H.‐H., Jankovic, M., C.A. Bardwell, J., and Bardwell, J. C. A. (2020) Yeast tripartite 




screening  approach  NAT  residue  80  was  identified  as  suitable  split  that  showed  a  good 
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spotted  in serial dilution on agar supplemented with NTC  to assess  their conferred antibiotic 
resistance  levels  (Figure 2c,d).  Im7  fusions based on the NAT78 tripartite design provided the 


























dependent  process.130–132  Specific  genetic  modifications  (SpHIS5::pACT1‐GAL3 
gal1Δ,gal10Δ::LEU2)  in  the yeast  strain MDY669  should enable a galactose  inducible,  tunable 
expression  from  the  relatively  strong  GAL1  promoter  instead  of  an  otherwise  switch‐like 
induction.47 MDY669  cells  expressing  variants  of  the  NAT‐Aβ42  biosensor  or  GS  linker‐only 
fusions displayed differential antibiotic resistance readouts depending on the galactose inducer 
concentration  used  (Figure  2f).  Such  titratable  sensor  expression  was  not  observed  using 
standard yeast strains (Figure 2f). This result indicated that a more sensitive antibiotic resistance 
readout  could  be  obtained  by modulating  the  expression  level which  is  consistent with  our 
previous  findings. To  further optimize  this  tunability  if desired, a carbon source‐independent, 





faster,  and  more  amenable  to  high‐throughput  procedures.  These  characteristics  can  be 
advantageous if the antibiotic resistance of many different biosensor expressing strains must be 
determined  simultaneously. Using  this assay, we  found  that cells expressing NAT‐Im7 variant 
fusions  showed  an  Im7  stability‐dependent  growth  rate  in  the  presence  of  a  range  of  NTC 
concentrations  (Figure  3).  These  results  indicated  that  growth  curve  assays may  be  a  viable 
alternative to spot titer assays to assess the antibiotic resistance readout of tripartite biosensors. 











glucose  followed by adjustment of their OD600 to 0.1  in  fresh SC media supplemented with 2% raffinose and 2% 
galactose to induce the tripartite fusions. The media was supplemented with no antibiotic or 0.1, 0.2, or 0.3 mg mL‐
1 of the antibiotic NTC. The cells were incubated at 34 °C in a microplate reader and their optical densities (OD600) 





































the  fluorescent protein  likely  renders  the  chimeras  less  soluble and N‐terminal  fusions  likely 










Previous  studies  in  E.  coli  identified  the  thermodynamic  stability  of  Im7  and  other  test 
proteins as a key determinant for the degree of antibiotic resistance conferred by the respective 
tripartite  fusions.71,119  Therefore,  we  anticipated  that  we  would  observe  comparable 
relationships with our  revised designs  in yeast. To evaluate our new designs  for  this  specific 
feature, we fused the yeast tripartite sensors with several different variants of Im7 that showed 
varying  levels  of  thermodynamic  stability  in  in  vitro  equilibrium  urea  denaturation 
experiments.71,94–96 Using  spot  titer assays  (Figure 5a‐d), we estimated  the average minimum 
inhibitory concentration  (MIC) of  the antibiotic  that prevented cell growth  for each  tripartite 
variant as compared to the MIC of tripartite fusions with Im7 WT.71 Both the APH‐ and the NAT‐
based  tripartite  biosensors  showed  a  strong  linear  correlation  between  the  in  vitro 



































for  Im7  variants were  taken  from  the  literature.71,94,96,137  f)  The  level of NTC  resistance  for  cells  expressing  the 
corresponding  fusion  constructs was  determined  as  the MIC  in  serial  dilution  spot  assays  as  shown  (c,  d)  and 
described in detail in (e). The average MIC for NTC relative to WT Im7 is plotted against ΔΔG° values for Im7 variants. 
Experiments shown in panel e were performed in triplicate, and those shown in panel f were performed in duplicate; 
error bars  indicate ± 1 SD. The  figure  is adapted with permission  from Sachsenhauser, V., Deng, X., Kim, H.‐H., 
Jankovic, M., C.A. Bardwell, J., and Bardwell, J. C. A. (2020) Yeast tripartite biosensors sensitive to protein stability 
and  aggregation  propensity. ACS  Chem.  Biol.  XXXX,  XXX,  XXX–XXX, https://doi.org/10.1021/acschembio.0c0008. 
Copyright 2020 American Chemical Society.97 






























MIC  values  and  stabilities.  This  finding  could  be  explained  by  the  assumption  that  the NAT 
tripartite context affects the solubility of the  fused  Im7.  Increased protein solubility has been 
frequently  seen with  other  fusion  partners  such  as  green  fluorescent  protein  or mKate2,  as 
discussed earlier.21 Yet, we think that the split antibiotic resistance markers act as a more neutral 
fusion partner compared to a fluorescent protein. Our reasoning is based on the fact that a linear 
relationship  between  the  thermodynamic  stability  of  the  inserted  protein  and  the  antibiotic 
resistance  readout was  the main  selection  criteria  in  the  transposon  screen  for  an  optimal 














Ligand  binding  thermodynamically  stabilizes  the  binding  partner,  with  the  extent  of 
stabilization depending on the binding affinity and concentrations of the two binding partners.141 
We wondered whether ligand binding‐induced stabilization could be detected in yeast using the 
tripartite  system. To explore  this question, we expressed APH  tripartite  fusions with  Im7 WT 









To  investigate whether  our  tripartite  system  could  serve  to  detect  stabilization  through 
binding partners with weaker affinities, we expressed the APH biosensor fused with Im7 WT or 
with a partially‐folded  Im7 variant,  Im7 L53A  I54A, together with the chaperone Spy.  Im7  is a 
natural client of this chaperone, and Spy binding has been shown to stabilize and prevent the 






(data  not  shown).  These  data  indicate  that  the  yeast  tripartite  system may  not be  sensitive 
enough to display stability changes induced by weaker binding partners, assuming the Kd values 
determined in vitro are similar in the yeast cytosol. Given the modest Kd for Spy, a relatively high 





partially  or  transiently  unfolded  by  the  stressors.143,145,146  Hence,  the  lack  of  measurable 
stabilization may be explained by ineffective Spy concentrations due to insufficient expression of 






Figure  7.  Expression  of  the APH‐Im7 WT  tripartite  fusion  together with  a  high‐affinity  Im7  binding  partner.  a) 








































We wondered whether  our  optimized  yeast  tripartite  fusions  could  also  serve  to  detect 
changes in protein solubility using the antibiotic resistance readout. If true, the fusions could be 
valuable  in  the  in  vivo  investigation  of  pathologically  misfolded  and/or  aggregation‐prone 
proteins. To address this question, we fused the tripartite sensors with bona fide representatives 
of  neuropathological  protein  misfolding  and  determined  the  antibiotic  sensitivity  readout. 






this  neurodegenerative  disease.42  Different  misfolding  or  aggregation  states  of  Aβ42  are 
reproduced  in  humanized  yeast  models  for  Alzheimer's  disease.  The  nature  of  the  Aβ42 
misfolding  depends  largely  on  the  reporter  system  used.  Approaches  involving  cytotoxic 
overexpression of Aβ42  in  the  yeast endoplasmic  reticulum,  fusion of Aβ42 with  fluorescent 
reporter proteins to microscopically determine Aβ42 solubility levels, or fusion with enzymes that 
can  be  linked  to  growth  such  as  dihydrofolate  reductase  can  mimic  different  misfolding, 
oligomerization, and aggregation states of Aβ42.83,85–87,149,150 To provide a complementary yeast 












(VES742).  Five‐fold  serial  dilution  spotting  assays were  used  to  score  cell  growth  at  34  °C  on  SC  agar media 
supplemented without or with 2.0 mg mL‐1 NTC (indicated by a "–" or "+", respectively, in the NTC column) and with 
either 2% glucose or 0.5% galactose  (indicated by a "–" or "+",  respectively,  in  the galactose column)  to  induce 
expression  of  the  tripartite  fusion.  Prior  to  spotting,  cells were  grown  to  early  or mid‐log  phase  in  SC media 








galactose column)  to  induce  the expression of  the  tripartite  fusion. e) Quantification of  the antibiotic resistance 
phenotypes of the A42 tripartite fusions over the range of 0 to 0.3 mg mL‐1 G418 as observed in spotting assays. 
The data plotted are from four experiments; error bars indicate ± 1 SD. f) Spot titers showing antibiotic resistance of 











titers,  indicating  that no Aβ42‐mediated cytotoxicity was  induced;  this  result  is  in contrast  to 
findings  in  some  of  the  previously  developed Aβ42  yeast models, which  did  show  cytotoxic 
effects.83,150,151 With  the  exception  of  fusions with  full‐length  Sup35  (for  details  please  see 
below), no  toxic effect was observed with  the expression of  any of  the  tripartite biosensors 







Compared  to  cells  expressing  the  biosensor  fused  with  only  a  GS  linker,  we  observed 
substantially lower antibiotic resistance levels for cells expressing tripartite fusions with WT Aβ42 
(Figure 8). Tripartite  fusions with  an oligomerization deficient  variant, Aβ42  F19T  F20T  I31P, 
conferred higher  levels of antibiotic  resistance  that were  close  to  those displayed by  the GS 
linker‐only  controls  (Figure  8).  To  examine  whether  the  antibiotic  resistant  phenotype  we 
observed was merely  due  to  the  hydrophobic  nature  of  the  inserted WT Aβ42  peptide, we 
expressed the tripartite biosensor fused with a shorter Aβ variant (Aβ40) and with Aβ42 that had 
a  scrambled amino acid  sequence.103 We  reasoned  that  if  the hydrophobicity of  the  inserted 




























linker‐only  fusions,  which  appeared  dispersed  in  the  cytosol,  WT  Aβ42  fusions  were  not 
detectable (Figure 10f). Consistently, WT Aβ42 tripartite fusions seemed to degrade at a much 
higher rate compared to Aβ42 F19T F20T I31P and GS linker‐only fusions (Figure 10f). When the 
proteasome  inhibitor MG132  was  added,  the  protein  levels  of WT  Aβ42  tripartite  fusions 
remained  fairly  constant  during  the  chase  (Figure  10b,  d).  These  results  suggested  that  the 





Figure 10. Antibiotic  resistance conferred by  the APH‐A42  tripartite biosensor varies depending on  the  in vitro 
stability of the A insert. a) To assess the stability of the NAT‐A42 fusions, cycloheximide chase experiments were 
performed  for the  indicated times  followed by  immunoblotting against the V5 epitope on the C terminus of the 
fusions and against phosphoglycerate kinase 1 (PGK1) as a loading control. Prior to the chase experiments, cells were 
grown at 30 °C,  induced with 2% galactose to express NAT constructs containing  just a GS  linker (VES736) or the 







(b)  followed by  immunoblotting against  the FLAG epitope on  the C  terminus of  the  fusions, against G6PDH as a 
loading control, and against the proteasome substrate Ubc6 to get an  indication of the efficiency of proteasome 
inhibition. Cycloheximide chase experiments of cells expressing APH constructs containing  just a GS  linker  insert 
(yXD622), or the additional  insertion of WT A42 (yXD623) or A42 F19T F20T  I31P (yXD624) were performed  in 
pdr5Δ  strain  backgrounds.  e)  Quantification  of  APH  fusion  levels  relative  to  their  initial  cellular  amounts  in 




A42  tripartite  fusions  were  performed  by  Xiexiong  Deng.  The  figure  is  adapted  with  permission  from 
Sachsenhauser, V., Deng, X., Kim, H.‐H., Jankovic, M., C.A. Bardwell, J., and Bardwell, J. C. A. (2020) Yeast tripartite 











soluble Aβ42. Given  the  distinct  antibiotic  resistance  phenotype  of NAT‐  and APH‐Aβ42 WT 
fusions, the biosensors should be amenable to screens for Aβ42 stabilizing factors (indicated by 
increased  antibiotic  resistance)  or  factors  that  increase  the  clearance  of  Aβ42  (indicated  by 
decreased antibiotic resistance).  






of  neuropathogenic  proteins,  we  fused  it  to  α‐synuclein.  Multiplication  of  and  missense 
mutations in the α‐synuclein gene have been closely associated with the second most common 
neuropathogenic  disease,  Parkinson's  disease.155  Previously  published  yeast  models  of 
α‐synuclein biology utilize fluorescent reporter fusions to monitor the localization of the protein 
in vivo.81,92 Cytotoxicity resulting from  its cytosolic overexpression was utilized as a readout to 
identify  cellular  factors  and  chemical  compounds modifying  α‐synuclein  aggregation.77,156–158 
Similar to cytotoxic Aβ42 reporter systems discussed earlier, the massive α‐synuclein expression 
levels underlying the cytotoxicity phenotype  likely  lead to substantial side effects unrelated to 





11a).  In several  in vitro studies, the α‐synuclein A53T and E46K variants showed an  increased 
aggregation rate compared to WT α‐synuclein.159,160 There is less agreement on the effects of the 
A30P mutation  on  α‐synuclein  aggregation  behavior  due  to  somewhat  contradictory  in  vitro 





Figure 11. Antibiotic  resistance  conferred by  the APH‐α‐synuclein  tripartite biosensors  varies depending on  the 
ability of  the  α‐synuclein  inserts  to  interact with  the membrane. a)  Schematic diagram of  the APH‐α‐synuclein 
tripartite fusion. b) Antibiotic resistance of yeast cells expressing either a non‐G418 resistant control protein, mKate2 








obtained  from  spotting  assays.  The  reported  data  is  from  five  experiments;  error  bars  indicate  ±  1  SD.  d) 
Immunohistochemical  detection  using  anti‐FLAG  antibodies  to  determine  the  cellular  localization  of  the  APH‐
α‐synuclein fusions. Prior to the detection, expression of tripartite fusions was induced for 8 h with 2% galactose. 
Strain order from top to bottom was the same as in (b). Exposure time 50 ms. e and f) To assess the stability of the 







propensity.  ACS  Chem.  Biol.  XXXX,  XXX,  XXX–XXX,  https://doi.org/10.1021/acschembio.0c0008.  Copyright  2020 
American Chemical Society.97 




antibiotic  sensitivity  levels  strikingly  correlated  with  the  localization  pattern  of  α‐synuclein 
fusions  in  the  cell. We  could  detect  fusions with WT  α‐synuclein,  A53T  or  E46K  at  the  cell 
membranes where  they  seemed  to be partly present  in  foci.  Fusions with  α‐synuclein A30P, 
however,  were  found  dispersed  throughout  the  cytosol  (Figure  11d).  These  differential 
localization patterns are  in agreement with previously developed yeast models of α‐synuclein 
biology.81,165 α‐synuclein A30P has a relatively low membrane binding capacity in vitro compared 
to  α‐synuclein WT, which might explain  the dispersed distribution pattern of  the α‐synuclein 
A30P  tripartite  fusion.166  In  contrast  to  the  α‐synuclein  A30P  fusion,  a  portion  of  the WT 





SDS‐stable  oligomers  is  consistent  with  the  observed  phenotypic  readouts  and  localization 





























the  FLAG  epitope  at  the C  terminus of  the  fusions  (α‐FLAG)  and  against phosphoglycerate  kinase  (α‐PGK1)  for 
normalization. Cells expressing only the fluorescent protein mKate2 (VES650) were used as a control. The experiment 
was performed in triplicate by Xiexiong Deng, and error bars indicate ± 1 SD. The figure is adapted with permission 





species  and  the  accumulation  of  monomeric  synuclein  in  lipid‐like  droplets.167,169  These 









Our  APH  α‐synuclein  biosensors  may  be  useful  in  screening  host  factors  or  chemical 
compounds that can modify the stability or lipid‐association capacity of α‐synuclein in the cellular 
environment.  










full  length Rnq1  (VES745), Rnq1’s C‐terminal prion domain, Rnq1C,  (VES746), or with  just the GS  linker  (VES736) 







As discussed earlier,  in  some  cases,  the  tripartite NAT  context and possibly also  the APH 














horizontally  from  cell  to  cell.170  Prion  structures  have  been  found  in  several  deadly  and 
transmissible  neurodegenerative  disease  in  humans  and  several  other  kingdoms,  including 
yeast.147,171  In  the unicellular organism, de novo prion  formation seems  to arise stochastically 
with  a  frequency  of ∼10−5–10−7  and  is  thought  to  represent  a  protein‐encoded,  epigenetic 
switch.147,171,172 The frequency of prion appearance is generally elevated by the overexpression 
of the prion protein and through the presence of existing prion structures of the same or different 

























Rnq1  tripartite  fusions. The complete Sup35 protein  sequence or  just  its N‐terminally  located prion and middle 






or  Rnq1C  (yHH93).  Five‐fold  serial  dilution  spotting  assays were  used  to  score  cell  growth  on  SC  agar media 














ACS  Chem.  Biol.  XXXX,  XXX,  XXX–XXX,  https://doi.org/10.1021/acschembio.0c0008.  Copyright  2020  American 
Chemical Society.97 
Cells expressing APH tripartite fusions with full length Rnq1 and especially Rnq1C conferred 
considerably  lower  antibiotic  resistance  levels  than  tripartite  fusions with only  the GS  linker 
inserted (Figure 14b, c). Consistent with the antibiotic resistance phenotypes, tripartite fusions 
with  full  length  Rnq1  and  particularly  those with  Rnq1C  collected  into  insoluble  aggregates 
(Figure 12c). The Rnq1 fusions appeared to form proteolytically stable aggregates (Figure 14e, f) 
with  amyloid‐like  structures  (Figure  12  a,  c),  which  is  in  keeping  with  the  aggregation 
characteristic  observed  for  Rnq1  reporter  fusions  in  previous  studies.88,178  Contrary  to  the 
observed antibiotic resistance phenotypes, Rnq1C fusions were observed to a  lesser extent  in 
cellular foci than full  length Rnq1 fusions (Figure 14d). From these data, we conclude that the 




Endogenous  [PSI+]  or  [PIN+]  structures,  which  could  conceivably  affect  the  aggregation 
































the GdnHCl  column. d) Comparison of  the  antibiotic  resistance  readout of untreated  cells  expressing  tripartite 
fusions (indicated by a "–" in the GdnHCl column) and corresponding strains that had been prion cured with GdnHCl 
(indicated by a "+" in the GdnHCl column) as described in (b) in spot titer assays. Strains expressing just the protein 
mKate2  (VES650) or  the APH  fusions with either  just a GS  linker  inserted  (VES657) or additional  insertion of  full 






G418"  in  left  panel)  and  representative  tripartite  fusions  with  neuropathologic  proteins  are  spotted  on  agar 
supplemented with 0.1 mg mL‐1 (indicated by "+ G418" in right panel). The figure is adapted with permission from 
Sachsenhauser, V., Deng, X., Kim, H.‐H., Jankovic, M., C.A. Bardwell, J., and Bardwell, J. C. A. (2020) Yeast tripartite 




Cells  expressing  fusions  with  full  length  Sup35  and  the  Sup35NM  domain  conferred 
decreased antibiotic  resistance  levels  relative  to  strains expressing  the GS  linker‐only  control 
(Figure 14b, c). Antibiotic resistance conferred by the full length Sup35 fusions was lower than 
that conferred by the Sup35NM fusions. Although the full length Sup35 tripartite protein levels 
seemed  lower  than  those  of  the  Sup35NM  fusions  in  western  blotting  (Figure  14e),  their 
respective mRNA  expression  levels were  comparable  (Figure  9).  Additionally,  both  tripartite 
fusion  variants  appeared  equally  proteolytically  stable  (Figure  14e,  f).  Consistent  with  the 
antibiotic  resistance  phenotypes,  the  full  length  Sup35  tripartite  fusions  formed  a  higher 




our  strains  that might  affect  the  aggregation  propensity  of  the  tripartite  fusions with  prion 
proteins (Figure 15).  






length  Sup35  in  the  fusion  context  produced  the  toxic  effect  (Figure  14b,  c). Although  such 
protein‐dependent cytotoxicity negatively affects the antibiotic readout of the tripartite fusion 
system,  such  cytotoxic  effects  are  readily  detectable  by  the  growth  phenotypes  of  cells 
expressing the tripartite fusions in the absence of antibiotics.  









domain was  able  to  alleviate  cytotoxicity.  This  result  led  us  to  conclude  that  the  observed 


















the  strains  expressing  Sup35  tripartite  fusions  together  with  the  CTD  or  empty  vector  had  a  different  strain 







Overall, our results  indicate  that  the  tripartite system provides an aggregation‐dependent 




















To  provide  a  complementary  biosensor  that  relies  on  a  different  sensor  principle,  we 
optimized an antibiotic resistance‐based biosensor system in yeast that links protein stability and 
aggregation propensity to an easily detectable phenotype—antibiotic resistance. The goal of our 









In  addition,  we  observed  an  increase  in  antibiotic  resistance  when  co‐expressing  Im7 
tripartite fusions with Im7’s natural, high‐affinity binding partner, colicin E7, but not when co‐
expressing it with a natural, moderate‐affinity Im7 chaperone called Spy (Figure 7). From these 
data, we  conclude  that  the  yeast  tripartite  system  can be used  to detect  changes  in  in  vivo 
stability resulting from intermolecular interactions with strong binding partners.  





14–16).  The  yeast  tripartite  system  thus  represents  a  very  powerful  tool  for  studying 
neurodegenerative disease‐associated proteins and disease‐associated aggregation phenomena 
in the eukaryotic environment.  
To  show how our  yeast‐optimized  tripartite  folding biosensor  approach  fits  into  a bigger 
picture,  in  the  following  sections,  I  discuss  the  advantages  and  limitations  of  the method 






















The  readout  of  the  cytosolic  tripartite  fusions  relies  on  the  addition  of  aminoglycoside 
antibiotics, which have been shown to induce increased protein aggregation, oxidative damage, 
and upregulation of  the unfolded protein  response  in E.  coli.124–126 Potential aminoglycoside‐
induced side effects are minimized in our system since the vast majority of our in vitro tripartite 
characterizations were performed  in  the absence of aminoglycoside. Further experiments are 
needed  to determine  if  there  are effects dependent on  the G418  concentration used  in our 
experiments  and  on  the  possible  effects  of  the  split  marker  fusion.  In  order  to  minimize 
aminoglycoside‐induced  side effects, we optimized  the APH  tripartite  sensor  so  it provides a 
sensitive  readout  at  relatively  low  G418  concentrations  compared  to  the  standard  G418 
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Tripartite  expression was  designed  to  be  tunable  in  order  to make  the  biosensor more 
amenable  to  investigating misfolded proteins  that exhibit a dose‐dependent  fitness effect or 
aggregation  susceptibility.  Indeed,  no  cytotoxicity  was  observed  for  tripartite  fusions  with 
neurodegenerative  disease‐associated  proteins.  Furthermore,  the  deliberately  moderate 
expression  level of  the  tripartite  system may make our  results more physiologically  relevant 
compared to yeast models that rely on an overexpression‐induced toxicity readout.77,81,82,149,185 




screens  or  selections  to  identify  modifiers  of  protein  stability  or 
aggregation susceptibility 
Our biosensor features a tripartite design that directly couples protein folding or solubility to 
a  distinct  phenotypic  readout—antibiotic  resistance.  This  is  a  key  advantage,  as  it makes  it 
possible  to  conduct  genome‐wide  high‐throughput  screens  or  even  selections  for  genetic 




Yeast  allows  the  facile  combination  of  the  biosensor  with  systematic  gene  deletion  or 
overexpression libraries through mating‐based synthetic genetic array (SGA) technology.186 Using 
transformation  techniques,  it should be easy  to generate plasmid‐based gene overexpression 
libraries, CRISPR/Cas9‐based gene (in)activation libraries, or yeast transposon libraries together 
with  the  biosensor.187–189 Hence,  comprehensive  and  diverse  genome‐wide  screens with  the 
yeast  biosensor  should  be  possible.187,190  Similarly,  exogenous  factors,  such  as  chemical 
compound  libraries,  could be  systematically  screened  in high  throughput  for  their  impact on 
protein stability or solubility in yeast. One can also imagine that full genome ORF libraries could 
be screened  for changes  in antibiotic resistance conferred by variants of  the  tripartite sensor 
system. ORF‐dependent changes  in sensor aggregation or solubility could allow us to decipher 
and map  out  entire  implicated  biological  pathways  and  aggregation networks.  This  research 
could yield a comprehensive insight into the cellular protein quality control machinery.88  
To  generate  a  more  sensitive  readout  for  the  stability  or  aggregation  susceptibility  of 
tripartite fused test proteins in such screens, one could optimize the cellular folding environment. 
Many  yeast  genes  are  functionally  redundant,  and  the  protein  quality  control  machinery 
efficiently copes with folding stresses.128,191,192 Hence, deletion of major endogenous chaperones 
could make the cellular  folding environment more sensitive to changes. These strategies may 
improve  the  dynamic  range  of  the  sensor  readout  and  possibly  allow  us  to  capture weaker 
stability‐ or solubility‐modifying effects. 
The  β‐lactamase‐based  tripartite biosensor  system was  successfully  applied  in  the  E.  coli 
periplasm in a directed evolution approach to optimize and study the stability of Im7 and to select 
for  Spy  variants with  improved  chaperone  function  for  Im7.71,145  Thus,  the  yeast‐optimized 
tripartite  system  could  serve  to  address  similar  research  questions  in  the  eukaryotic 
environment. Applications of  this  type  could  greatly benefit  the biotechnology  industry.  The 
biosensor  could  be  applied  in  high‐throughput  screens  or  selections  to  evolve  the  folding 
environment,  stability,  or  expression  level  of  recombinant  proteins  of  biomedical  or 





powerful  yeast model  system may  allow  its broad  application  in high‐throughput  screens or 
selections to identify modifiers of protein stability or aggregation propensity. 
6.3  The  yeast  tripartite  system  as  a  general  tool  to  study  protein 
stability and aggregation susceptibility 





The  versatile  compatibility  of  our  biosensor with  different  test  proteins  underscores  the 
advantage of the standardized, tripartite design, which avoids the need to construct new assays 
for each protein of interest. The yeast biosensor doesn’t seem to require prior knowledge of the 












FUS  (fused  in  sarcoma) or TDP43.194 Mutations  in either of  these genes have been  linked  to 
amyotrophic  lateral sclerosis (ALS)  in which these proteins can form cytoplasmic  inclusions.195 
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Yeast models  for FUS aggregation  involve massive overexpression of mutant FUS  to  induce a 
cytotoxicity readout.196 Genome‐wide screens for suppressors or enhancers of FUS toxicity have 
identified  factors that seem to  indirectly compensate or restore FUS‐associated toxicity.196–198 
Our  yeast  tripartite  system  could  be  used  to  address  remaining  challenges,  such  as  the 
identification of proteins that directly affect FUS aggregation, or to study genetic susceptibility 
and environmental triggers of the disease.197  
The  identification of  solubility‐modulating mutations  in  the amino acid  sequence of prion 
proteins and pathologically misfolded proteins has been crucial to our understanding of prion 
domains  and  amyloidogenic  sequence  compositions.87,104,199,200  Tripartite  biosensors  may 









memory  devices.203 Meta‐stable  prion  formation  of  yeast  protein  Lsb2  has  been  linked  to 
heritable  thermotolerance  in yeast. Another  fascinating example of prion‐associated memory 
effects is provided by oligomers of the CPEB protein, which have been shown to polymerize in 
amyloid‐like  structures  that  are  linked  to  long‐term memory  in  humans.203–205  If  a  tripartite 
biosensor fused with prion proteins is sensitive to preexisting prion structures, the system may 
allow us to investigate prion‐mediated memory effects in response to environmental stress.  
Clearly,  there  are  a  wide  range  of  exciting  research  questions  on  the mechanistic  and 
functional aspects associated with both pathologic and beneficial changes in protein stability and 
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